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Formelgrößen wurden mit den international gebräuchlichen SI-Einheiten und chemische 
Elemente gemäß ihrer Bezeichnung im Periodensystem abgekürzt. 
 
°C  Grad Celsius 
%  Prozent 
#  Nummer des Samples  
bzgl.  bezüglich 
bzw.  beziehungsweise 
ca.  circa 
d.h.  das heißt 
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etc.  et cetera  
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PDMS  Polydimethylsiloxan   
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sek.  Sekunden 
Taq  Thermus aquaticus 
TSB   Tryptic Soja Broth 
TBE   TRIS – Borat – EDTA – Puffer 






1. Einleitung  
1.1. Künstliche Materialien in der Medizin 
Der Anstieg der Lebenserwartung und die damit verbundene Erhöhung des 
Durchschnittsalters in den wohlhabenden Staaten weltweit sind eine Herausforderung für 
die moderne Medizin. Durch den Wunsch nach einer hohen Lebensqualität auch im Alter 
steigt die Nachfrage nach neuen Geräten, Analyseverfahren und Medikamenten, bis hin 
zu funktionsgerechten und bioverträglichen Materialien für Implantate und Prothesen zur 
Unterstützung von Organfunktionen oder zum Ersatz von Geweben, wie beispielsweise 
Knochen oder Weichteilen. Diese künstlichen Materialien werden in der Medizintechnik 
als Biomaterialien bezeichnet und sind aus der modernen Medizin nicht mehr 
wegzudenken.[3] Je nach mechanischen Anforderungen an das Implantat im Körper 
werden die unterschiedlichsten Werkstoffe verwendet. Dabei spielt auch die 
Verträglichkeit des Materials eine wichtige Rolle, welche als Biokompatibilität bezeichnet 
wird [3]. Während elastische Polymere in der Regel für den Einsatz im 
Weichgewebekontakt verwendet werden, sind anorganische Keramiken, Metalle oder 
Metalllegierungen überwiegend für den Einsatz mit Knochenkontakt vorteilhaft [4]. Als 
Metall wird beispielsweise Titan bei Eingriffen am Knochen bzw. bei orthopädischen-/und 
Dentalimplantaten verwendet, da dieses eine exzellente Biokompatibilität besitzt [5]. 
Metalllegierungen beweisen hohe Festigkeit, Bruchsicherheit und 
Korrosionsbeständigkeit, weshalb sie sich ebenfalls hervorragend als Implantatmaterial 
eignen [6]. Keramik wird vor allem in der Endoprothetik (beispielsweise in der Hüft-
Endoprothetik zur Herstellung der Prothesenköpfe) benutzt [5]. Doch auch Kunststoffe 
finden in der Medizin Verwendung, unter anderem bei Nahtmaterial oder Einmalartikeln 
wie Kanülen, Spritzen, Kathetern, Drainagen und Verbandsartikeln[5] [7] [8] [9].  
Insbesondere permanente Biomaterial-Implantate stehen vor zwei großen 
Herausforderungen im Hinblick auf ihren Einsatz in vivo: biomaterialassoziierte 
Infektionen und fehlende Integration von nativem Gewebe [10]. Implantat-assoziierte 
Infektionen stellen eine relevante Komplikation in der modernen Orthopädie und 
Unfallchirurgie dar und weisen eine Inzidenz von 1–3% bei primärer endoprothetischer 
Versorgung von Gelenken und von 1–5% nach osteosynthetischer Frakturversorgung auf 
[11]. Allerdings ist dieser medizinische Bereich nicht der einzige, in dem die bakterielle 
Infektion eine Komplikation darstellt. Auch die bakterielle Besiedlung von Kunststoffen, 
beispielsweise zentralvenösen Kathetern oder Urindauerkathetern stellt ein großes 
Problem dar.[7] [8] [9]    
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Die mikrobielle Besiedlung von nicht – körpereigenen Materialien stellt den Beginn einer 
biomaterialassoziierten Infektion dar [12] [1]. Aus diesem Grund ist zur Gestaltung von 
Präventivmaßnahmen vor allem das Verständnis mikrobieller Adhäsions- und 
Infektionsmechanismen wichtig. Leider sind die Fortschritte zur Verbesserung von 
Biomaterialoberflächen beziehungsweise der Entwicklung von Beschichtungen zur 
Verhinderung mikrobieller Anhaftung begrenzt. Gründe hierfür sind das Scheitern von 
Designtechnologien für Beschichtungen und neue Biomaterialien, die die bakterielle 
Adhäsion auf der Materialoberfläche reduzieren, sowie Strategien, um effektiv die 
mikrobielle Adhäsion zu blockieren.  
Dabei wurde bereits in mehreren Studien die chemische Beschaffenheit der Oberfläche 
genau analysiert, um den Adhäsionsmechanismus der Bakterien besser zu verstehen. 
Hier zeigten beispielsweise Epa et. al., dass die molekulare Oberflächenstruktur eine 
wichtige Rolle spielt.[13] Vor allem lange Kohlenstoffketten bieten eine hervorragende 
Adhäsionsoberfläche für Bakterien, wie Abbildung 1 zeigt. Aus diesem Grund stellen 
insbesondere polymere Materialien in der Medizin ein hohes Infektionsrisiko dar.  
 
Abbildung 1: Bakterielle Adhäsion in Abhängigkeit der molekularen Oberflächenstruktur [13] 
Eine entscheidende Rolle bei der Adhäsion spielt aber auch die bakterielle Produktion von 
extrazellulären polymeren Substanzen [14] [15]. Die Bakterien können sich hierin 
einbetten, um sich in einem Biofilm-Wachstumsmodus zu schützen. Dieser 
hochschützende Biofilm-Phänotyp ermöglicht es den Mikroorganismen, die eine 
Biomaterialoberfläche besiedeln, Antibiotika zu umgehen und Immunantworten bis zu 
mehreren Jahren lang auszuweichen, bevor sie in virulenteren Modi erwachen.[16] Voll 
ausgereifte Biofilme stoßen suspendierte Bakterien, Mikrokolonien und Biofilm-Fragmente 
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ab, diese streuen, setzen sich an anderen Stellen im Körper fest, bilden neue 
Biofilmkolonien und führen zu immer wiederkehrenden akuten Infektionen [17] [18]. Diese 
Biofilmbildung auf Oberflächen von Biomaterialien wie beispielsweise Prothesen, 
Herzklappen, Harn- und Venenkathetern und vielen mehr erhöhen nachweislich sowohl 
die Morbidität als auch Mortalität im Gesundheitswesen [19] und stellen damit ein 
schwerwiegendes Problem in der heutigen Medizin dar.  
Um das Ausmaß dieser Problematik zu veranschaulichen, lohnt es sich, ein paar Zahlen 
zu betrachten. Das wohl anschaulichste Beispiel für die Benutzung polymerer Produkte in 
der Medizin sind die Harnblasenkatheter. Laut einer Studie aus dem Jahr 2014 erhalten 
12 – 16% der erwachsenen Krankenhauspatienten im Laufe einer stationären Aufnahme 
im Krankenhaus einen Harnblasenkatheter [20]. Alleine in den Münchener Kliniken 
wurden im Jahr 2015 474.750 Patienten stationär behandelt, woraus sich eine 
Versorgung von ca. 56.970 – 75.960 Patienten mit einem Harnwegskatheter in Münchner 
Kliniken im Jahr 2015 errechnet [21]. Die Harnwegsinfektion ist eine der häufigsten im 
Krankenhaus erworbenen Infektionen. Dabei sind 70%-80% dieser Infektionen auf einen 
Harnblasenkatheter zurückzuführen [20]. Bei ca. 60.000 Patienten, die pro Jahr mit einem 
Harnblasenkatheter im Rahmen eines stationären Aufenthaltes versorgt werden, wären 





1.2. Bakterielle Biofilme 
1.2.1. Zusammensetzung und Bildung eines Biofilms  
Bakterien, die sich an feste Oberflächen anheften, sind in der Lage, einen gelartigen 
Mantel zu bilden [17]. Diese sogenannten bakteriellen Biofilme sind komplexe Strukturen, 
die aus einer hohen Dichte an Bakterienpopulationen bestehen, welche in einer selbst 
produzierten Polymermatrix leben [22]. Bakterien sind in der Lage auf vielen 
verschiedenen Oberflächen Biofilme zu bilden, beispielsweise in Wasserrohrsystemen, in 
allen feuchten Umgebungen in denen genügend Nahrung vorhanden ist, sowie auf 
medizinischen Implantaten wie Blasen-/intravaskulären Kathetern und orthopädischen 
Prothesen [23] [24]. Ein Grund für die Bildung ist der Schutz, den der Biofilm den reifen 
Bakterien gegenüber dem Immunsystem, antimikrobiellen Substanzen (wie 
beispielsweise Antibiotika) und umweltbedingtem Stress bietet [25]. Die 
Extrapolymermatrix schützt die Organismen, indem sie größere Moleküle (wie 
beispielsweise Antibiotika) und Entzündungszellen am Eindringen in die Biofilm – Matrix 
hindert [26].  
Die Entstehung eines Biofilms im menschlichen Organismus erfolgt in drei großen 
Schritten (siehe Abbildung 2): zunächst nähern sich Bakterien einer (meist künstlichen) 
Oberfläche an. Dieser Vorgang erfolgt über leichte Van-der-Waals-Kräfte und ist damit 
noch reversibel. [25, 27] Über spezifische stereochemische Effekte kommt es 
anschließend zu einer starken, irreversiblen Wechselwirkung zwischen komplementären 
Strukturen auf der Oberfläche des Mikroorganismus (Adhäsine) und Bestandteilen der 
künstlichen Oberfläche. Adhärente Keime können sich während der nächsten 24 
Stunden vermehren und Mikrokolonien bilden. Diese bilden wiederum die 
Extrapolymermatrix (EPS), bestehend aus Polysacchariden und einer Vielzahl von 
Proteinen, Lipiden, Phospholipiden und Glycoproteinen.[28] Im letzten Schritt werden 
durch verschiedene Stoffwechselvorgänge die Bedingungen für die Ansiedelung 
anspruchsvollerer Bakterienspezies (Spätbesiedler) geschaffen. Bereits adhärente 
Bakterien können auch Rezeptoren für Adhäsine auf genetisch anders gearteten 
Bakterien exprimieren.[28] Die so entstandenen Verbindungen führen zu einer 
zunehmenden Vielfalt der Mikroflora. Ein großes Problem an der Organisation von 
Bakterien in Biofilmen ist der Plasmidaustausch, der verschiedene Spezies untereinander 
verbindet und die daraus resultierende potentielle Verbreitung von 








Abbildung 2: Stadien der Biofilmbildung [29] 
Die Behandlung bereits bestehender Biofilme ist nicht nur sehr kostspielig sondern, vor 
allem im medizinischen Bereich, beispielsweise auf Kathetern oder Implantaten praktisch 
nicht möglich.[14] Dabei spielen vor allem die Besiedelung intravenöser Katheter, 
künstlicher oder vorgeschädigter Herzklappen sowie endotrachealer Tuben eine 
bedeutende Rolle [1] (siehe Abbildung 3).   
Die erheblichen Mehrkosten werden anhand einer Studie von 2009 über Blutkreislauf-
Infektionen durch venöse und arterielle Katheter auf Intensivstationen sichtbar: 
durchschnittlich werden 1.750.000 venöse und arterielle Katheter auf Intensivstationen in 
Deutschland pro Jahr verwendet [30]. Diese verbleiben im Durchschnitt 3,2 Tage im 
Körper.  
Abbildung 3: Schema mit drei möglichen Angriffspunkten von bakteriellen Biofilmen im menschlichen 
Körper: Katheter, Hüft - Totalendoprothesen und Peridontitis. Die Pfeile zeigen, auf welche Art und Weise 
die Bakterien in den Systemkreislauf gelangen können [1]. 
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Das Krankenhaus – Infektions – Surveillance – System (KISS) beschreibt im Jahr 2005 
1,5 Infektionen pro 1000 Katheter, was eine Anzahl von 8.400 Infektionen pro Jahr durch 
arterielle und venöse Katheter auf Intensivstationen in Deutschland ergibt. Durch die 
Infektion müssen die Patienten im Durchschnitt 4,8 bis 7,2 Tage länger auf der 
Intensivstation beobachtet werden.[31] Laut dem Universitätskrankenhaus Tübingen 
betragen die Kosten für einen Patienten auf der Intensivstation pro Tag ca. 1.500€, was 
eine Summe an Mehrkosten von 23.500€ pro Infektionsepisode pro Jahr ergibt. Damit 
errechnet sich durch die Katheterinfektionen allein auf Intensivstationen eine Belastung 
von 59,6 bis 78,1 Millionen Euro an Mehrkosten pro Jahr.[7] 
Die Entfernung der infizierten Implantate stellt für den Patienten ein zusätzliches Risiko 
dar und steigert nachweislich sowohl die Morbidität als auch die Mortalität [19]. Die 
Besiedelung von medizinischen Implantaten und biofilm-assoziierten Infektionen sind für 
80% aller humanen bakteriellen Infektionen verantwortlich [32] und damit ein ernst zu 
nehmendes Problem in der heutigen Medizin.  
 
1.2.2. Wichtige Biofilmbildner in der Medizin 
Wie     Tabelle 1 zeigt, gibt es im medizinischen Bereich zahlreiche wichtige Biofilmbilder, 
beispielsweise Klebsiellen und Pseudomonaden. In dieser Arbeit soll allerdings auf 
Escherichia coli und Enterococcus faecalis eingegangen werden, da diese gut und 
einfach im Labor anzüchtbar sind.  
 
med. Vorrichtung 
Prävalente ursächliche Krankheitserreger 
Erstrangig weitere 
Zentralvenöse Katheter CoNS S. aureus, Enterkokokken, Candida 
spp., K. pneumoniae, P. aeruginosa 
Urinkatheter E. coli Candida spp., CoNS, E. faecalis, P. 
mirabilis 
mechanische Herzklappen CoNS S. aureus, Streptokokkus spp., GNB, 
Enterokokken, Diphtherien 
ventrikuläre Devices CoNs S. aureus, Candida spp., P. 
aeruginosa 
Koronar – Stents  S. aureus CoNS, P. aeruginosa, Candida spp. 
neurochirurgische 
ventrikuläre Shunts 
Staphylokokken Streptokokken spp., Corynebacterium, 
GNB 
Peritoneal-Dialyse-Shunts S. aureus P. aeruginosa, andere Gram-
negative, Candida spp. 




CoNS S. aureus, Propionibacterium spp., 
Corynebacterium, Streptokokkus spp. 
Endotracheal Tubus enterische GNB P. aeruginosa, Streptokokkus spp., 
Staphylokokkus spp. 
aufblasbare CoNS S. aureus, enterische GNB, P. 
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Penisimplantate aeruginosa, Serratio spp., Pilze 
Brustimplantate Staphylokokken E. coli, Peptostreptokokken, C. 
perfrigens, P acnes 
Kochlearimplantate S. aureus P. aeruginosa, Streptokokkus spp., N. 
meningitidis, Pilze  
 
        Tabelle 1: medizinische Biofilmbildner; CoNS = Koagulase – negative Staphylokokken; GNB = Gram –      
        negative Bakterien  [33]    
 
        
1.2.2.1. Escherichia coli 
Escherichia coli (E. coli) ist ein gramnegatives, sporenloses, peritrich begeißeltes und 
deshalb bewegliches Stäbchen. E. coli kommt natürlicherweise im Darm vor. Aus diesem 
Grund ist E. coli ein klassischer Fäkalindikator, d. h. der Nachweis von E. coli in 
Trinkwasser, Lebensmitteln, Bedarfsgegenständen des täglichen Lebens oder auf 
Gegenständen im Umfeld des Menschen zeugt immer von einer Verunreinigung mit 
menschlichen oder tierischen Exkrementen und signalisiert die prinzipielle Möglichkeit 
des Vorkommens anderer Erreger (Viren, Bakterien, Protozoen, Würmer).[34] 
Extraintestinale Infektionen betreffen meist die ableitenden Harnwege und äußern sich, 
vor allem bei Frauen, als Zystitis bis hin zur Pyelonephritis und Urosepsis. Darüber 
hinaus gibt es einige E. coli – Stämme, die gastrointestinale Beschwerden mit schweren 
Diarrhoen verursachen können.[34] Ein bedeutendes Problem in der Medizin ist die 
Besiedelung von Urin-Dauerkathetern mit E. coli [35]. Studien haben gezeigt, dass 10 – 
50% der Patienten mit Kurzzeit – Katheterisierung (bis zu 7 Tage), wohingegen alle 
Patienten mit Langzeit – Katheterisierung (über 28 Tage) eine Infektion entwickeln.[36] 
[37] Somit steigt das Infektionsrisiko mit jedem Tag, den der Katheter liegt um 10% [37]. 
 
1.2.2.2. Enterococcus faecalis  
Enterococcus faecalis zählt zum Genus der Enterokokken [38]. Enterokokken sind 
grampositive, meist paarweise angeordnete Kokken, die früher zu den Streptokokken 
gerechnet wurden und die sich auch noch bei einem pH von 9,6 in einem Medium mit 
6,5% Kochsalz vermehren [34].  Enterococcus faecalis ist ein natürlich im Dickdarm 
vorkommendes Bakterium. Neben vielen Lokalinfektionen sind Enterokokken vor allem 
an Harnwegsinfektionen ursächlich beteiligt. Mehr als 50% aller chronischen 
Harnwegsinfektionen werden durch Enterokokken verursacht, sowie 10–20% der akuten 
Harnwegsinfektionen, hauptsächlich solche, die nosokomialer Natur sind [34]. Ein 
weiteres schwerwiegendes Problem ist die durch Enterokokken verursachte Endokarditis. 
Dabei verursacht Enterococcus faecalis ungefähr 5%-20% aller Fälle von 
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Endokarditis.[39] Eine Endokarditis ist eine Infektion der Herzklappen, die ohne wirksame 
Antibiotikatherapie zu Zerstörung der Klappe bis hin zum Tod führt. Darüber hinaus kann 
Enterococcus faecalis Wundinfektionen bis hin zur Sepsis verursachen. Dabei sind vor 
allem immungeschwächte Patienten gefährdet. Ein besonderes Problem stellen die 
Resistenzbildungen von Enterokokken gegenüber verschiedenen Antibiotika dar, im Falle 
von Enteroccocus faecalis wird beispielsweise eine zunehmende Vancomycinresistenz 
beobachtet [40], was die Therapie von enterokokkenverursachten Erkrankungen massiv 




1.2.3. Maßnahmen zur Unterbindung von Biofilmbildung 
1.2.3.1. Oberflächenbehandlungen 
Es gibt bereits zahlreiche Versuche, die bakterielle Biofilmbildung auf Implantaten im 
Körper  zu verhindern beziehungsweise zu minimieren. Ein Ansatz beschäftigt sich mit 
der Modifizierung der Implantatoberflächen durch spezielle Beschichtungen. Da schon 
lange bekannt ist, dass Silberionen antibakteriell wirken, werden silberhaltige Produkte in 
der Medizin zum Beispiel zur Wundbehandlung eingesetzt [42]. Aufgrund dieser 
speziellen Eigenschaft galten Silberionen auch als guter Kandidat für die Beschichtung 
von Medizinprodukten, um so die bakterielle Adhäsion zu verhindern [43]. Dabei werden 
vor allem Chlorhexidin – Silbersulfadiazin – Imprägnierungen verwendet [44]. In Studien 
zeigte sich allerdings, dass mit Silber beschichtete Katheter nicht wirksam sind, wenn die 
durchschnittliche Verweildauer im Körper länger als 8 Tage beträgt [44]. Nachdem 
beispielsweise Prothesen über mehrere Jahre im Körper bleiben sollen, ist eine 
Silberbeschichtung zur Vermeidung von bakterieller Besiedlung über diese langen 
Zeiträume nicht wirksam. Darüber hinaus wurde schon in mehreren Publikationen über 
anaphylaktische Reaktionen auf Silber-beschichtete Katheter berichtet, was für den 
Patienten eine ernstzunehmende Komplikation darstellt, die bis hin zum Tod führen 
kann.[45] [46] 
 
1.2.3.2. Chemische Methoden 
Ein weiterer Ansatz zur Vermeidung bakterieller Besiedelungen von Implantaten ist die 
chemische Behandlung der Oberflächen. Hierbei bietet sich vor allem die Beschichtung 
mit Antibiotika an, da diese antibakteriell wirken. In Studien zeigte sich auch, dass für 
kurze Insertionszeiten (d.h. nicht länger als ca. 1 Woche) die antibiotische Beschichtung 
wirksamer war als die Chlorhexidin-Silbersulfadiazin-Imprägnierung [44]. Allerdings zeigt 
sich hierbei auch schon die Limitation der Antibiotikum-Beschichtung: eine 
Langzeitbeschichtung ist zum einen durch die Abwaschung des Antibiotikums sehr 
schwierig und zum anderen kann es bei einer Langzeitbeschichtung zu 
Antibiotikaresistenzen kommen [46]. 
 
1.2.3.3. Physikalische Methoden  
Ein physikalischer Ansatz zur Vermeidung bakterieller Adhäsion auf künstlichen 
Oberflächen besteht darin, eine synthetische, flüssigkeitsabweisende Oberfläche zu 
entwickeln, die als SLIPS (Slippery – Liquid – Infused Porous Surface) bezeichnet wird 
[47]. Diese besteht aus einem Film von Schmierflüssigkeit, der durch ein mikro-
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/nanoporöses Substrat an einer Oberfläche fixiert ist. Dadurch entsteht eine „rutschige“ 
Oberfläche, die die bakterielle Adhäsion verhindern soll. Epstein et al. konnten mit Hilfe 
der SLIPS Technologie eine Reduktion der Adhäsion bei E. coli um 96% feststellen [14]. 
Allerdings wurde hier lediglich eine Zeitspanne von 48 Stunden beobachtet, was den 
dauerhaften Einsatz in vivo nicht widerspiegelt.  
Smith et al. modifizierten Katheter mit polymerem Sulfobetain (PolySB), welches 
Wassermoleküle an die Katheteroberfläche zieht und somit Protein-/Zell-/ und mikrobielle 
Anhaftungen reduziert [48]. Allerdings entstehen auch hierbei Probleme. Zum einen 
müssen diese Beschichtungen für längere Einsätze in vivo erst noch getestet werden [49, 
50]. Zum anderen scheinen die Ausscheidungsprodukte der Bakterien das Sulfobetain 







1.3.1. Lotus – Effekt 
 
Als Lotuseffekt bezeichnet man die wasserabweisende Funktion einer Oberfläche, wie 
sie bei der Lotuspflanze beobachtet werden kann. Durch die mikro-/und nanoskopische 
Oberflächenarchitektur kann das Wasser an den Blättern in Tropfen abperlen [51]. Dabei 
werden auch alle Partikel auf der Oberfläche mitgenommen, wodurch die Haftung von 
Schmutzpartikeln minimiert wird, was in Abbildung 3 schematisch dargestellt ist [52].  
 
Abbildung 4:  Schematische Darstellung des Zusammenhangs zwischen Oberflächenstruktur und 
Selbstreinigung. Während auf glatten Oberflächen die Partikel hauptsächlich durch Wasser umverteilt 
werden (a), haften sie auf rauen Oberflächen an den Tröpfchenoberflächen und werden beim Abperlen der 
Tröpfchen von den Blättern entfernt (b) [52]. 
 
Bereits 1997 entschlüsselten Neinhuis und Barthlott die Funktionsweise der 
selbstreinigenden Fähigkeiten der Lotus-Pflanze [52]. Demnach sind die 
Voraussetzungen für die Selbstreinigungsfähigkeit die Oberflächenrauigkeit und die hohe 
Oberflächenspannung des Wassers [53]. Durch die Rauigkeit der Oberfläche wird die 
Haftung zwischen Kontaktfläche und Partikel reduziert, während die Kontaktfläche 
zwischen Partikel und Wassertropfen, und damit die Haftung, größer ist, sodass der 
Partikel mit dem Wassertropfen abperlt [53]. 
Der Selbstreinigungseffekt von Oberflächen wurde schon erfolgreich bei technischen 
Produkten nachgeahmt und umgesetzt. Beispiele hierfür wären Fassadenbeschichtungen 





1.3.2. Grundlagen der Benetzung  
Je nachdem, wie sich ein Wassertropfen auf einer festen Oberfläche verhält, kann die 
Oberfläche als hydrophil, hydrophob oder superhydrophob eingestuft werden [55]. Eine 
hydrophile Oberfläche zeigt eine starke Affinität zu Wasser, während eine hydrophobe 
Oberfläche Wasser stark abstößt [56]. Um eine Oberfläche auf diese Art und Weise 
einteilen zu können, werden folgende Parameter verwendet: Kontaktwinkel und 
Abperlwinkel [57] [58] [2]. Wie Abbildung 5 zeigt, entspricht der Kontaktwinkel θ dem 
Winkel zwischen der Festkörperoberfläche und der Tangente an der Phasengrenze 
Festkörper/Flüssigkeit/Gas [59].  Dieser Winkel ergibt sich aus den Kräften, die an den 
Grenzflächen des Tropfens zum Festkörper (fest/flüssig, flüssig/gasförmig und 
fest/gasförmig) wirken [59]. Die Kräfte, die hier wirken, sind die Oberflächenspannungen. 
Diese kann man im Gleichgewichtszustand mit Hilfe der Gleichung nach Young 
berechnen [60] [61]: 
cos 𝜃 =  
𝛾𝑆𝑉 −  𝛾𝑆𝐿
𝛾𝐿𝑉
 
Bei dieser Gleichung beschreibt γ die Oberflächenspannung (d.h. die Energie pro 
Flächeneinheit). Die Buchstaben S, L und V beschreiben die Phasen und sind 
Abkürzungen für die englischen Begriffe „solid“ (fest), „liquid“ (flüssig) und „vapour“ 
(gasförmig) [61].   
 
Abbildung 5: Flüssigkeitstropfen auf einer Festkörperoberfläche: Bestimmung des Kontaktwinkels 






Bei Kontaktwinkeln kleiner als 90° gilt eine Oberfläche als hydrophil (Abbildung 6a), 
hydrophob bei einem Kontaktwinkel größer als 90° (Abbildung 6b) und superhydrophob 










1.3.3. Cassie – Baxter und Wenzel 
Die bisherigen Beobachtungen bezogen sich auf  glatte Oberflächen. Um bei Benetzung 
mit Wasser höhere Kontaktwinkel als 120° zu erreichen, muss eine Oberfläche entweder 
rau oder chemisch heterogen aufgebaut sein [57]. Durch die raue Oberfläche wird die 
freie Energie an der Grenze Flüssigkeit – Feststoff effektiv erhöht, wodurch eine starke 
Wasserabweisung entsteht [57]. Dies wurde erstmals 1936 von Robert N. Wenzel 
beschrieben [63], der ein geometrisches Modell entwickelte, welches den 
Rauhigkeitsfaktor r einer rauen Festkörperoberfläche in die Gleichung mit einbezieht. In 
seinem Modell benetzt die Flüssigkeit die gesamte Oberfläche vollständig, was als 
homogene Benetzung oder Wenzel-Zustand bezeichnet wird [64] [2] (siehe         
Abbildung 7).   
 
        Abbildung 7: Wenzel Zustand: die Flüssigkeit liegt innerhalb der Strukturen 
 
Abbildung 6: Schematische Darstellung: hydrophile Oberfläche mit Wasserkontaktwinkel kleiner als 90° (a); 
hydrophobe Oberfläche mit Wasserkontaktwinkel größer als 90° (b) und superhydrophobe Oberfläche mit 
Wasserkontaktwinkel größer als 150° (c) [2] 
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Der Wenzel-Kontaktwinkel kann wie folgt berechnet werden: 
 
cos 𝜃𝑊 = 𝑟 cos 𝜃 
 
wobei θW den Kontaktwinkel nach Wenzel auf einer rauen Oberfläche bezeichnet, 
während θ den Kontaktwinkel einer flachen Oberfläche beschreibt [65].   
Aufgrund von Kapillarkräften kann es für Flüssigkeiten schwierig sein, in die Erhebungen 
einer rauen Oberfläche einzudringen [66]. Demnach kann es für die Flüssigkeit 
energetisch vorteilhaft sein, die Oberseiten der Erhebungen zu überbrücken, so dass der 
Tropfen auf einer Verbundoberfläche der festen Oberseiten und der Luftspalte sitzt [67] 
(siehe Abbildung 8). Cassie und Baxter beobachteten die Änderung des Kontaktwinkels, 
wenn der Tropfen nur noch auf den Erhebungen der feinstrukturierten Oberflächen liegt 
[68] . 
 
Abbildung 8: Cassie-Baxter Zustand: der Tropfen liegt auf den Erhebungen der rauen Oberfläche 
Nach Cassie und Baxter lässt sich der Kontaktwinkel mit folgender Formel berechnen 
[69]: 
cos 𝜃𝐶𝐵 = 𝑓 (cos 𝜃 + 1) − 1 
 
θCB beschreibt den Kontaktwinkel nach Cassie-Baxter, θ bezeichnet den Kontaktwinkel 
auf einer flachen Oberfläche. Bei einer rauen Oberfläche, die nur eine Art von 
Unebenheiten enthält, bezeichnet f den Feststoffanteil, demnach wird der Luftanteil als (1 
– f) bezeichnet. Dies zeigt, dass, wenn eine raue Oberfläche mit Wasser in Kontakt 
kommt, Lufteinschlüsse im Muldenbereich auftreten können, die wesentlich zur Erhöhung 
der Hydrophobie beitragen [65].  
 
Anhand dieser Prinzipien wurden bereits zahlreiche Studien durchgeführt, um 
Superhydrophobie mit Hilfe von Konstruktionen der Oberflächenrauheit in industriellen 
Bereichen zu realisieren [70]. Insbesondere bei der Imprägnierung von  
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Kleidung, Beton, Farben, Windschutzscheiben und Fensterscheiben, oder bei Materialien 
mit sehr geringer Reibung im Wasser (wie Boots- oder Badeanzugbeschichtungen, 




1.4. Zielsetzung  
Sowohl Escherichia coli als auch Enterococcus faecalis sind starke Biofilmbildner. Da vor 
allem im medizinischen Bereich eine Infektion mit Biofilmbildnern ein sehr großes Risiko 
für den Patienten birgt, wird in der Forschung nach einer Möglichkeit gesucht, um die 
Biofilmbildung zu verhindern. Hierbei gibt es bereits zahlreiche Ansätze die Vermehrung 
der Bakterien zu unterdrücken, beispielsweise mit Hilfe verschiedenster Beschichtungen. 
Wie im vorherigen Kapitel bereits erwähnt, gibt es dabei jedoch zahlreiche Probleme. 
Silberionen zeigen nur kurzfristig einen antimikrobiellen Effekt, der nach 8 Tagen 
Verweildauer im Körper schon nachlässt. Antibiotische Beschichtungen haben den 
Nachteil, dass es zur Resistenzentwicklung kommen kann.  
Ein weiterer Ansatz besteht darin, durch mikrostrukturierte Oberflächen auf den 
jeweiligen Implantaten den Bakterien die Möglichkeit zur Adhäsion zu nehmen. Da sich 
die Nachahmung des Lotuseffektes bereits im industriellen Bereich bewährt hat, wäre es 
durchaus eine Möglichkeit, diese auch im medizinischen Bereich zu testen. Dabei wäre 
es vorstellbar, die Oberflächen medizinischer Implantate mit einer Oberflächenstruktur zu 
versehen, die den Bakterien die Möglichkeit der Anhaftung nimmt, im Sinne einer 
superhydrophoben Oberfläche.   
Ziel der vorliegenden Arbeit war es, die Biofilmbildung von Escherichia coli und 
Enterococcus faecalis auf mikrostrukturierten Oberflächen zu untersuchen. E. coli und 
Enterococcus faecalis wurden verwendet, da beide gute, im medizinischen Bereich 
relevante Biofilmbildner sind und sich darüber hinaus im Labor sehr gut anzüchten 
lassen. Als Polymer wurde Polydimethylsiloxan verwendet und verschiedene 
Oberflächengeometrien getestet. Polydimethylsiloxan wird aufgrund seiner billigen 
Herstellung und guten Biokompatibilität bereits vielfach in der Medizin verwendet. Um die 
Oberflächen zu charakterisieren wurden die Mikroskopie sowie die Messung von 
Kontakt-/und Abperlwinkel durchgeführt. Im Anschluss sollten auf den verschiedenen 
Oberflächen sowohl von Escherichia coli als auch von Enterococcus faecalis Biofilme 





2. Material und Methoden  
2.1. Materialien 
2.1.1. Samples 
Die Oberflächenstrukturen auf den entsprechenden Trägermaterialien wurden von der 
Firma Hoowaki, LLC Hoowaki LLC, 511 Westinghouse Road, Pendleton, South Carolina 
29670 hergestellt. Dazu wurde die sogenannte „Layer – by – Layer (LBL)“ Methode 
verwendet. Im Allgemeinen ist dies ein zyklischer Prozess, bei dem ein geladenes 
Material auf ein Substrat aufgebracht, und nach dem Waschen ein entgegengesetzt 
geladenes Material auf die erste Schicht gebunden wird [72].  
Der größte Vorteil der LBL-Baugruppe im Vergleich zu anderen Beschichtungsverfahren 
ist seine Fähigkeit, nanoskalige konforme Beschichtungen aus einer extrem großen 
Vielfalt an organischen, anorganischen und biologischen Molekülen und Materialien zu 
erzeugen [73]. Dabei lassen sich auch Strukturen wie Nanokanäle bzw. nanotexturierte 
Elemente erzeugen [74]. Der kleinste Spalt innerhalb eines Nanokanals wurde mit einem 
Polymer/Polymer-Mehrschichtaufbau realisiert, wobei die ursprüngliche Spaltgröße auf 
ca. 11nm (Nasszustandsspalt) reduziert werden konnte [74].  
Die mechanische Robustheit wird im Wesentlichen durch einfaches Autoklavieren der 
Beschichtung nach der LBL-Montage erreicht. [74].  
 
2.1.1.1. Poly-(dimethyl-)Siloxan (PDMS) 
Poly-(dimethyl-)Siloxan, oder kurz PDMS gehört als organisches Polymer zur Gruppe der 
Silikone [75] [76]. Durch die einfache Handhabung und die vielseitige Einsetzbarkeit, wird 
PDMS sehr breit eingesetzt. Durch ihre Temperaturbeständigkeit werden Silikone 
beispielsweise in der Luft-/und Raumfahrtindustrie sowie im Elektronikbereich als 
elektrische Isolierung verwendet [76]. Aufgrund seiner hohen Biokompatibilität wird 
PDMS auch im medizinischen Bereich eingesetzt, beispielsweise in Form von 
















#000 Kontrolloberfläche, ohne Mikrostrukturen 
#002 rund 50µm 70µm 100µm 
#004 quadratisch 10µm x 10µm 25µm 20µm 
#006 rund  3µm 6µm 6µm 
#007 rund 5µm 10µm 10µm 
#008 rund 200µm 350µm 400µm 
#009 rund 100µm 200µm 200µm 
#012 quadratisch 25µm x 25µm 115µm 50µm 
#069 rund  35µm 35µm 35µm 
#086 rund (versch. Größen) 3 + 35µm 4 + 45µm , 6 + 45µm 
#401 quadratisch 10 x 10 µm 
50 x 50µm 
25µm 100µm 
 










E. coli (DH10β) 
F-, endA1, recA1, galE15, galK16, nupG, rpsL, ΔlacX74, Φ80lacZΔM15, araD139, 
Δ(ara,leu) 7697, mcrA, Δ(mrr-hsdRMS-mcrBC), λ-. Dieser Bakterienstamm wurde 
von der Firma Invitrogen bezogen. 
E. faecalis 
Genome Announc. 2016 Sep 29;4(5). pii: e01061-16. doi: 
10.1128/genomeA.01061-16. Draft Genome Sequences of the Probiotic 
Enterococcus faecalis Symbioflor 1 Clones DSM16430 and DSM16434. 
Fritzenwanker M(1), Chakraborty A(1), Hain T(1), Zimmermann K(2), Domann 
E(3) 
Der von uns verwendete Stamm "Symbioflor" ist Teil eines kommerziell 
erhältliches probiotischen Präparats, das verwendet wurde, da dieser Stamm als 
S1 eingestuft wurde und deshalb ohne besondere Sicherheitsvorkehrungen im 
Labor verwendet werden kann. 
 
 
2.1.3. Puffer und Stammlösungen 
Alle für die Kultivierung von Bakterien verwendeten Puffer, Lösungen und 
Nährmedien wurden sofort nach ihrer Herstellung autoklaviert oder sterilfiltriert 
und wenn nicht anders beschrieben bei Raumtemperatur (RT) gelagert. 
Bakterienkultivierung  
LB – Medium:  Natriumchlorid 5g/L, Trypton 10g/L, Hefeextrakt 5g/L,  
     pH 7,0 (25°C) [78] 
TSB – Medium: Casein Pepton 17g/L, di-Kaliumhydrogenphosphat 
2,5g/L, Glucose 2,5g/L, Natriumchlorid 5g/L, Soja 






Abwaschen der überschüssigen Bakterien: 
PBS – Puffer:  Natriumchlorid 8,0g, Kaliumchlorid 0,2g,  
     Dinatriumhydrogenphosphat 1,15g,    
     Kaliumhydrogenphosphat 0,2 g[80]  
 
Agarosegelelektrophorese: 
Agarosegel:  Agarose 1,5% in TBE  
Laufpuffer:  TBE (TRIS – Borat – EDTA – Puffer)  
























2.2.1. Bestimmung der Hydrophobizität der Samples 
Vor der Bestimmung der Kontakt-/und Abperlwinkel wurden die Samples nach einem 
Protokoll der Firma Hoowaki gesäubert. Hierzu wurden die PDMS (Polydimethylsiloxan) 
Samples in einer 2% - igen Verdünnung von Micro-90 Reinigungslösung eingeweicht und 
10 Minuten im Ultraschallbecken gereinigt. Anschließend wurden die Samples fünf Mal 
mit destilliertem Wasser abgespült und im Anschluss weitere 5 Minuten im 
Ultraschallbecken mit destilliertem Wasser gereinigt, um Rückstände der Spülflüssigkeit 
restlos zu entfernen. Zum Schluss wurden die PDMS Samples in Aceton eingeweicht und 
mit Druckluft getrocknet [81]. 
Im Anschluss an die Säuberung wurden die Samples bei Raumtemperatur weitestgehend 
staubfrei gelagert. 
Um die oben beschriebenen Beobachtungen von Cassie-Baxter und Wenzel 
nachvollziehen zu können, wurden die Kontakt-/und Abperlwinkel auf den verschiedenen 
Samples gemessen. Auf diese Art und Weise können die unterschiedlichen 
Mikrostrukturierungen der Oberfläche der Samples nach ihrer Hydrophobizität beurteilt 
werden. 
2.2.1.1. Messung der Abperlwinkel 
Zur Messung der Abperlwinkel wurden die Samples mit strukturierter Seite nach oben in 
eine Petrischale gelegt, welche an einem Kipptisch befestigt wurde. Anschließend wurde 
ein Tropfen der zu messenden Lösung auf das Sample gegeben und der Kipptisch 
langsam geneigt. Der Winkel α, bei dem die Tropfen anfingen das Sample hinabzurollen, 
wurde mittels Goniometer gemessen und notiert. Hierbei ergaben sich Ergebnisse für die 
Tropfengrößen 10µl, 20µl, 50µl, 70µl und 100µl. Jede Messung wurde mindestens drei 
Mal wiederholt. Als Lösungen wurden destilliertes Wasser, LB – Medium, TSB – Medium, 
sowie eine Suspension von E. coli und Enterococcus faecalis, jeweils mit einer optischen 





Abbildung 10: Messung der Abperlwinkel 
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2.2.1.2. Messung der Kontaktwinkel 
 
Das Sample wurde mit der Mikrostruktur nach oben schauend auf eine Petrischale 
gelegt. Anschließend wurde eine Kamera mit Makroobjektiv auf einem Stativ in einer 
exakten Entfernung von der Petrischale positioniert. Dadurch konnte gewährleistet 
werden, dass alle Fotos im gleichen Winkel und von der gleichen Entfernung aus 
geschossen wurden. Anschließend wurden jeweils drei Tropfen der Größe 10µl, 20µl, 
50µl oder 100µl auf das Sample gegeben und mit Hilfe der Kamera abgelichtet. Hierbei 
erfolgten Aufnahmen für Tropfen von LB – Medium, TSB – Medium, mit destilliertem 
Wasser, sowie für eine Bakteriensuspension von E. coli und E. faecalis mit einer 
optischen Dichte von jeweils 0,1 (gemessen bei 600nm).  
Die Messung der Kontaktwinkel, sowohl rechts als auch links, erfolgte im Anschluss 







2.2.2.  Bakterienkultur 
2.2.2.1. Vermehrung und Aufbewahrung 
Zur Kultivierung von Bakterien in Suspension wurde für E. coli Luria Broth Medium [16] 
und für E. faecalis Tryptic Soy Broth (TSB) verwendet. Hierbei wurden die Bakterien über 
Nacht bei 37°C im Inkubator kultiviert. Zur Selektion plasmidhaltiger  Stämme  wurde 
Ampicillin (100mg/l) in einer Konzentration von 1:1000 zum LB – Medium gegeben, um 
nur diejenigen E. coli Bakterien, welche den Vektor für die Ampicillin – Resistenz 
aufgenommen haben zu kultivieren und damit sicherzustellen, dass sich ausschließlich 
E. coli – Bakterien in der Suspension befinden und verwendet werden. Zur 
Aufbewahrung wurden jeweils 885µl der Zellsuspension mit 115µl Glycerin 100% 
versetzt und bei -80°C eingefroren und gelagert. 
 
Abbildung 11: Messung der Kontaktwinkel 
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2.2.2.2. Transformation  
Die Transformation der E. coli Bakterien wurde nach dem Protokoll des Labors von Prof. 
Olivier Gires im Klinikum Großhadern durchgeführt.  
Für die Transformation wurden Aliquoten der kompetenten E. coli Bakterien auf Eis 
aufgetaut. Anschließend wurde zu 50µl der Bakteriensuspension 1µl Plasmid mit dem 
passenden Vektor gegeben und 30min auf Eis gelagert. Dann wurde der Ansatz 1min 
lang bei 42°C einem Hitzeschock ausgesetzt und direkt im Anschluss wieder für 2min auf 
Eis gelagert. Im letzten Schritt wurden 950µl LB – Medium zum Ansatz gegeben und die 
Probe unter leichtem Schütteln (800-900rpm) für 30 bis 45 Minuten bei 37°C inkubiert. 
Der Ansatz wurde zentrifugiert, der flüssige Überstand abgegossen und das Pellet auf 
Agarplatten mit Ampicillin ausplattiert.  
 
2.2.3. Molekularbiologische Methoden 
2.2.3.1. Standard PCR (Polymerase Chain Reaction)  
Zur Identifizierung des verwendeten E. faecalis - Stammes wurde die Taq-Polymerase 
(MBI Fermetas) mit den Primern, die E. faecalis Symbiolflor identifizieren, verwendet. Es 
wurden der folgende Reaktionsansatz und folgendes PCR Programm verwendet:  








      Tabelle 4: Primersequenzen 
 
EFS1_0029: PTS-System, cellobiosespezifische IIC-Komponente 
    Chromosome: 34,070-35,371 forward strand. 
    ASM31791v1:HF558530.1 [83] 
EFS1_2443: cellobiosespezifisches PTS-System, IIC-Komponente, mutmaßlich    
    [83] 






Forward Primer 1µl 
Backward Primer 1µl 
Taq Puffer 5µl 
dNTP (10mM) 1µl 
MgCl2  (25mM) 10µl 
Taq – Polymerase  2,5µl 
H2O 1µl 
 
 Tabelle 5: Reaktionsansatz der PCR 
Temperatur Zeit Zyklen Reaktion 
95°C 5min 1 Denaturierung 
 95°C 30s  
35 Zyklen 57°C 1min Annealing 
72°C 2min Elongation 
 72°C 10min 1 
4°C  Kühlung  
 
Tabelle 6: Protokoll PCR 
 
2.2.3.2. Agarose  Gelelektrophorese 
Die Agarose Gelelektrophorese wurde nach dem Protokoll von C. Aaij und P. Borst 
durchgeführt [84]. Dabei wurden zunächst die DNA - Fragmente in Agarosegelen 
aufgetrennt. Als Laufpuffer wurde 1 x TBE (Tris – Borat – EDTA – Puffer)  verwendet. 
Das im Agarosegel zugegebene Ethidiumbromid interkalierte in die DNA, wodurch die 
aufgetrennten Nukleinsäuren unter UV – Licht visualisiert werden konnten.  
 
2.2.4. Biofilmbildung auf den Samples 
2.2.4.1. Statische Inkubation von Bakterien auf den Samples  
Übernachtkulturen von E. coli und E. faecalis wurden auf eine optische Dichte  von 0,1 
(gemessen bei 600nm) verdünnt. Anschließend wurden jeweils 3 Tropfen mit 200µl der 
Bakterienkultur und 100µl des passenden Mediums auf das Sample gegeben und die 
Samples in eine Petrischale gelegt. Die Petrischale mit dem Sample wurde in eine mit 
feuchten Papiertüchern ausgelegte Box gegeben und annähernd luftdicht verschlossen. 
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Nach 18h bis 24h Bebrütung bei 37°C im Brutschrank wurden die Samples mit je 200µl 
PBS gewaschen und anschließend mit 0,2% Kristallviolett-Lösung für 20min gefärbt. 
Kristallviolett ist ein Farbstoff, der an Proteine und DNA bindet, womit die Adhärenz von 
lebenden und toten Zellen nachgewiesen werden kann [85].  
Anschließend wurde die Lösung mit klarem Leitungswasser abgespült und die Samples 
vor der Extinktionsmessung getrocknet. Die mit Kristallviolett gefärbten Bakterien wurden 
unter dem Mikroskop betrachtet und anschließend quantitativ gemessen (s.u.).   
 
2.2.4.2. Inkubation von Bakterien auf den Samples im Shaker  
Übernachtkulturen von E. coli und E. faecalis wurden auf eine optische Dichte von 0,1 
(gemessen bei 600nm) verdünnt. Die Samples wurden in eine Petrischale geklebt und 
zum Boden der Petrischale hin abgedichtet. In einer Petrischale befanden sich dabei 
jeweils zwei verschiedene Samples sowie ein Kontrollsample ohne Mikrostruktur (#000). 
Anschließend wurden die Samples mit der jeweiligen Bakteriensuspension übergossen, 
bis diese vollständig bedeckt waren. Der Deckel der Petrischale wurde aufgesetzt und 
die Schalen in einen mit feuchten Tüchern ausgelegten Behälter gegeben, der ebenfalls 
annähernd luftdicht abgeschlossen wurde. Nun wurden die Samples bei 60rpm und 37°C 
im Shaker bebrütet. Die Auswertung erfolgte nach 18h.  
 
Abbildung 12: Versuchsaufbau Biofilm auf Sample 
 
2.2.4.3. Quantitative Messung des Biofilms 
Nach 18-stündiger Bebrütung wurden die Samples aus dem Shaker genommen und die 
überschüssige Bakteriensuspension abgegossen. Anschließend wurde jedes Sample mit 
jeweils 3 x 200µl PBS abgewaschen und mit 3%iger Kristallviolettlösung zwei Minuten 
lang gefärbt. Im Anschluss wurden die gefärbten Samples unter fließendem 
Leitungswasser abgewaschen und 10min bei 50°C getrocknet, sodass makroskopisch 
bereits gefärbte Stellen (Biofilm) sichtbar wurden. Nach dem Trocknen wurden die 
Samples im Mikroskop unter verschiedenen Vergrößerungsstufen betrachtet und 
dokumentiert. Zur quantitativen Messung der Biofilmmenge wurden die Samples jeweils 
mit 4ml 70%-iger Ethanol-Lösung abgewaschen und die optische Dichte  bei 600nm 





Aufgrund der vorangegangenen Erläuterungen und Berechnungen erwarten wir bei den 
mikrostrukturierten Oberflächen sehr hydrophobe Kontaktwinkel, d.h. θ > 90°. 
Die Messungen bei destilliertem Wasser ergaben jeweils für die Tropfengrößen von 10µl 
bis 100µl Kontaktwinkel von 133° bis 155° für Sample #002, 139° bis 157° für Sample 
#006, 150° bis 153° für Sample #069 und 140° bis 156° für Sample #086 (siehe 
Abbildung 14). Die Unterschiede der Winkel zwischen den einzelnen Samples lassen 
sich durch die unterschiedliche Oberflächenstruktur erklären, wobei jegliche Veränderung 
des Oberflächenmusters eine Änderung des Kontaktwinkels bedingt. Darüber hinaus fällt 
auf, dass die Kontaktwinkel steigen, je größer die Tropfen werden. Dies geschieht, wie in 
Kapitel 1.3.3. bereits erwähnt, aufgrund von Lufteinschlüssen im Muldenbereich, die zur 
Erhöhung der Hydrophobie beitragen [65]. Da das Kontrollsample #000 keine 
Oberflächenstruktur besitzt, ergibt sich hier der kleinste Kontaktwinkel von ca. 104°(der 
jedoch durch die höhere Polarität des größeren Wassertropfens ebenfalls leicht ansteigt).  
 
 


































































Um genauere Rückschlüsse über die Hydrophobizität der Samples zu gewinnen, sollen 
die Strukturen der einzelnen Oberflächen miteinander verglichen werden. Die Samples 
mit der höchsten Hydrophobizität bei destilliertem Wasser sind #002, #006, #069 und 
#086 (siehe Abbildung 14). Alle diese Samples besitzen runde Strukturen (siehe 
Abbildung 15 und Abbildung 16), dementsprechend scheint diese Form für destilliertes 













Abbildung 14: Samples mit den höchsten Kontaktwinkeln bei Wasser im Vergleich zur Kontrolle #000 
Abbildung 15: Oberfläche von Sample #002, das Muster hat runde Strukturen mit 50µm Durchmesser und 
70µm Höhe in einem Abstand von 100µm 
Abbildung 16: Oberfläche von Sample #006, das Muster hat runde Strukturen mit 3µm Durchmesser und 



















Bei der Messung der Kontaktwinkel mit einer Suspension von E. coli – Bakterien ergaben 
sich wiederum jeweils für Tropfengrößen von 10µl bis 100µl Winkel von 137° bis 157° für 
Sample #002, 140° bis 161° für Sample #012, 147° bis 157° für #069 und 145° bis 156° 
für #086. Diese sind somit als diejenigen mit der höchsten Hydrophobizität unter den 
getesteten Samples zu bewerten. Die Samples #002 und #069 besitzen runde Strukturen 
(siehe Abbildung 15, Abbildung 17). Sample #086 hat ebenfalls runde Strukturen, 
allerdings in verschiedenen Größen und mit unterschiedlichen Abständen bzw. Höhen der 
Strukturen (siehe Abbildung 18) Sample #012 hat rechteckige Strukturen (siehe Abbildung 
21).   
Abbildung 17: Oberfläche von Sample #069, das Muster hat runde Strukturen mit 35µm Durchmesser und 
35µm Höhe in einem Abstand von 35µm 
Abbildung 18: Oberfläche von Sample #086, das Muster hat runde Strukturen mit 35µm Durchmesser und 









































































Abbildung 20: Samples mit den höchsten Kontaktwinkeln bei E. coli im Vergleich zur Kontrolle #000 
Abbildung 21: Oberfläche von Sample #012, das Muster hat rechteckige Strukturen mit 25 x 25µm 


























Für die Kontaktwinkel für Tropfengrößen von jeweils 10µl bis 100µl bei einer E. faecalis – 
Suspension ergaben sich Winkel von 139° bis 149° für #006, 131° bis 142° für #007, 134° 
bis 152° für #069 und 135° bis 158° für #086. Diese sind somit als diejenigen mit der 
höchsten Hydrophobizität unter den getesteten zu bewerten. Auch hier besitzen die als 
am hydrophobsten getesteten Samples runde Oberflächenstrukturen (siehe Abbildung 16, 
Abbildung 24, Abbildung 17 und Abbildung 18) 
 























































Anhand der Tabellen im Anhang können die Kontaktwinkel aller getesteten Samples für 
das jeweilige Medium verglichen werden. Der Übersicht halber wurden im Fließtext nur 




Abbildung 24: Oberfläche von Sample #007, das Muster hat runde Strukturen mit 5µm Durchmesser und 

























Als zweiter Versuch zur Beurteilung der Hydrophobizität wurden die Abperlwinkel auf den 
Samples bei verschiedenen Tropfengrößen gemessen. Hierbei sollten nach dem Prinzip 
des oben erläuterten Lotuseffektes die Messungen bei besonders hydrophoben 
Oberflächen einen geringen Abperlwinkel ergeben.  
 
 
Abbildung 25: Abperlwinkel dest. Wasser, alle getesteten Samples 
 
Die geringsten Abperlwinkel von destilliertem Wasser wurden für Sample #002 mit 27° bis 
4°, für Sample #006 mit 13° bis 6°, für Sample #012 mit 32° bis 4° und für Sample #086 
mit 21° bis 3° gemessen (siehe Abbildung 26). Auch diesen Samples sind die runden 

























































































Bei E. coli – Suspensionen wurden Abperlwinkel von 20° bis 5° für Sample #002, 27° bis 
8° für Sample #008, 22° bis 6° für Sample #012 und 81° bis 8° für Sample #086 
gemessen (siehe Abbildung 28). #002. #008 und #086 besitzen jeweils runde 
Oberflächenstrukturen mit unterschiedlichen Durchmessern und Abständen (siehe 
Abbildung 9, Abbildung 29 und  Abbildung 18). #012 hingegen hat eine quadratische 















Abbildung 27: Abperlwinkel von E. coli auf allen getesteten Samples 






































Die Suspension mit E. faecalis ergab Abperlwinkel von 90° bis 13° für Sample #002, 90° 
bis 6° für Sample #012, 83° bis 7° für Sample #069 und 90° bis 6° für Sample #086 (siehe 
Abbildung 31). #002, #069 und #086 besitzen runde Oberflächenstrukturen (siehe 
Abbildung 15, Abbildung 17, Abbildung 18), wohingegen #012 quadratische Strukturen 

















Abbildung 30: Abperlwinkel E. faecalis, alle getesteten Samples 
Abbildung 29: Oberfläche von Sample #008, das Muster hat runde Strukturen mit 200µm Durchmesser und 

































Unter den getesteten Samples sind somit die im Text aufgeführten als diejenigen mit der 







































































3.3. Biofilmbildung  
Die Samples wurden nach unter 2.2.3. genannter Methode inkubiert und anschließend 
die unter 2.2.4. genannte Methode zur quantitativen Bestimmung der Biofilmbildung 
verwendet. Dabei wurde jeweils die optische Dichte (OD) pro Fläche des Samples als 
Vergleichsgröße herangezogen. 
Auf Sample #002 und #008 ergab sich für E. coli auf beiden Samples eine höhere 
Biofilmbildung als auf dem Kontrollsample #000. Die höchste Biofilmbildung auf #002 
(siehe Abbildung 33). Bei E. faecalis ergab sich ebenfalls auf beiden Samples eine 
höhere Biofilmbildung als auf der Kontrolle, auch hier zeigte sich mehr Biofilm bei #002 







Sample #004 zeigte die geringste Biofilmbildung sowohl für Escherichia coli als auch für 






Abbildung 35: Biofilmbildung E. faecalis Sample  
#004 und #401 
Abbildung 34: Biofilmbildung E. coli Sample #004  
und #401 
Abbildung 33: Biofilmbildung E. coli Sample #002 
und #008 
Abbildung 32: Biofilmbildung E. faecalis Sample 



































































Für E. coli zeigte sich auch auf Sample #006 wenig Biofilmbildung, allerdings trotzdem 
mehr als auf dem Kontrollsample #000. Dies galt jedoch nicht für E. faecalis (siehe 








Auf Sample #009 und #012 zeigte sich sowohl bei E. coli als auch bei E. faecalis 
deutlich mehr Biofilmbildung auf den mikrostrukturierten Oberflächen im Gegensatz zur 













Abbildung 37: Biofilmbildung E. coli Sample  
#006 und #007 
Abbildung 36: Biofilmbildung E. faecalis Sample 
 #006 und #007 
Abbildung 39: Biofilmbildung E. coli Sample  #009 
und #012 
Abbildung 38: Biofilmbildung E. faecalis Sample  





































Die letzten zu betrachtenden Samples sind #069 und #086. Hier zeigte sich im Vergleich 
zum Kontrollsample ebenfalls stärkere Biofilmbildung auf den mikrostrukturierten 







Darüber hinaus galt es herauszufinden, wo sich die Bakterien überwiegend befinden. 
Mögliche Anhaftungspunkte sind sowohl auf den Erhebungen der Strukturen als auch in 
deren Zwischenräumen oder an deren Seitenwänden. 
Hierbei zeigte sich, dass sich die Bakterien nach 18h Inkubation sowohl auf als auch 
zwischen den Erhebungen anhaften (siehe Abbildung 43 und Abbildung 45). 











Abbildung 41: Biofilmbildung E. coli Sample #069 
und #086 
Abbildung 40: Biofilmbildung E. faecalis Sample 
#069 und #086 
Abbildung 43: Biofilmbildung von E. coli auf #004 
nach 18h Inkubation (400x Vergrößerung) 
Abbildung 42: Kontrolle, Biofilmbildung E. coli 
auf #000 nach 18h Inkubation (400x 
Vergrößerung) 
Abbildung 45: Biofilmbildung E. faecalis auf #004 
nach 18h Inkubation (400x Vergrößerung) 
Abbildung 44: Kontrolle, Biofilmbildung E. 







































































































3.4. Vergleich zwischen Kontaktwinkel, Abperlwinkel und 
Biofilmbildung  
 
Um die Ergebnisse aus den vorherigen Kapiteln in Zusammenschau besser beurteilen zu 
können, ist es hilfreich, die Parameter der einzelnen Samples noch einmal gemeinsam 
zu betrachten.  
Anhand der Grafiken kann man erkennen, dass die Kontaktwinkel und Abperlwinkel 
sowohl auf #002 als auch auf #008 eine hydrophobe Oberfläche zeigen (siehe Abbildung 
46). Die Höhe der Biofilmbildung ist allerdings auf dem Kontrollsample #000 ohne 










Ähnlich verhält es sich auf den gleichen Samples mit E. faecalis (siehe Abbildung 47). 
Auch hier lässt sich anhand von Kontakt-/und Abperlwinkel eine hydrophobe Oberfläche 
darstellen. Die Biofilmbildung ist auf den Samples mit der mikrostrukturierten Oberfläche 








Abbildung 46:  Vergleich zwischen Kontaktwinkel, Abperlwinkel und Biofilmbildung auf den Samples  
 #002 und #008 bei E. coli 
Abbildung 47:  Vergleich zwischen Kontaktwinkel, Abperlwinkel und Biofilmbildung auf den Samples  





























































































Bei #004 und #401 zeigen Kontakt-/und Abperlwinkel auch eine hydrophobe Oberfläche 
(siehe Abbildung 48). Betrachtet man die Biofilmbildung auf den Samples, so zeigt sich 
bei #401 eine deutliche höhere OD/Fläche als auf dem Kontrollsample. Diese ist für 
#004 und #000 bei E coli annähernd gleich hoch, es bildet sich also ähnlich viel Biofilm 











Wie Abbildung 49 zeigt, bestehen bei E. faecalis auf #004 und #401 ebenfalls 
hydrophobe Kontakt-/und Abperlwinkel. Auch hier die Biofilmbildung bei Sample #401 
höher als auf dem Kontrollsample. Bei #004 zeigt sich für E. faecalis eine ähnliche 
Biofilmbildung wie auf der glatten Kontrolle #000. 
 
  
Abbildung 48:  Vergleich zwischen Kontaktwinkel, Abperlwinkel und Biofilmbildung auf den Samples  
#004 und #401 bei E. coli  
Abbildung 49:  Vergleich zwischen Kontaktwinkel, Abperlwinkel und Biofilmbildung auf den Samples  



























































































Bei Sample #006 und #007 ergeben sich für E. coli hydrophobe Kontakt-/und 
Abperlwinkel. Die Biofilmbildung ist gegenüber dem Kontrollsample erhöht (siehe 












Ähnlich verhält es sich auf bei den gleichen Samples mit E. faecalis. Auch hier zeigen 
sich hydrophobe Kontakt-/und Abperlwinkel. Die Biofilmbildung ist gegenüber dem 





Abbildung 50:  Vergleich zwischen Kontaktwinkel, Abperlwinkel und Biofilmbildung auf den Samples  
#006 und #007 bei E. coli 
Abbildung 51:  Vergleich zwischen Kontaktwinkel, Abperlwinkel und Biofilmbildung auf den Samples  


























































































Bei #009 und #012 zeigen Kontakt-/und Abperlwinkel eine hydrophobe Oberfläche 
(siehe Abbildung 52). Betrachtet man die Biofilmbildung auf den Samples, so zeigt sich 













Bei E. faecalis zeigen sich ebenfalls hydrophobe Kontakt-/und Abperlwinkel auf den 
Samples. Die Biofilmbildung ist auch hier deutlich höher als auf der Kontrolle (siehe 
Abbildung 53). Die Biofilmbildung auf #009 besitzt insgesamt die höchste OD/Fläche 












Abbildung 52:  Vergleich zwischen Kontaktwinkel, Abperlwinkel und Biofilmbildung auf den Samples  
#009 und #012 bei E. coli 
Abbildung 53:  Vergleich zwischen Kontaktwinkel, Abperlwinkel und Biofilmbildung auf den Samples  



























































































Die letzten betrachteten Samples #069 und #089 zeigen ebenfalls hydrophobe Werte für 
die Kontakt-/und Abperlwinkel (siehe Abbildung 54). Die Biofilmbildung ist auf #086 
deutlich höher als auf #069. Auf beiden Samples bildet sich mehr Biofilm als auf der 












Auch bei E. faecalis zeigten sich die getesteten Samples #069 und #086 mit 
hydrophoben Kontakt-/bzw. Abperlwinkeln (siehe Abbildung 55). Die Bildung von Biofilm 
auf den Samples ist höher als beim Kontrollsample #000.   
 
  
Abbildung 54:  Vergleich zwischen Kontaktwinkel, Abperlwinkel und Biofilmbildung auf den Samples  
#069 und #086 bei E. coli 
Abbildung 55:  Vergleich zwischen Kontaktwinkel, Abperlwinkel und Biofilmbildung auf den Samples  




Ziel dieser Arbeit war es, die Auswirkungen des Lotus Effektes auf hydrophoben 
Oberflächen auf die Adhäsion von Bakterien zu untersuchen. Dies wurde mit Hilfe der gut 
charakterisierten Biofilmbildner Escherichia coli und Enterococcus faecalis untersucht 
[39, 86].  
Die getesteten Samples wurden aus Polydimethylsiloxan (PDMS) gefertigt, einem 
Silikon, welches durch seine hohe Biokompatibilität oft im medizinischen Bereich 
eingesetzt wird [77]. Dabei unterscheiden sich die einzelnen Oberflächenstrukturen 
sowohl in der Form der Strukturen, rund oder eckig, als auch in Höhe und im Abstand der 
Oberflächenmerkmale zueinander.     
Um die Hydrophobizität der unterschiedlich mikrostrukturierten Samples zu bestimmen, 
wurden zunächst die Kontaktwinkel gemessen. Ein Kontaktwinkel >90° zeigt eine 
hydrophobe Oberfläche, ein Kontaktwinkel von 0° bis 90° spricht eher für eine hydrophile 
Oberfläche [87] [2]. Alle Kontaktwinkel zeigen auf den getesteten Oberflächen 
hydrophobes Verhalten, was für eine gute Hydrophobie sowohl bei 
Bakteriensuspensionen als auch bei Wasser spricht. Insbesondere die Samples mit den 
Nummern #002, #006, #007, #012, #069 und #086 ergaben für alle getesteten Medien 
die höchsten Kontaktwinkel und die niedrigsten Abperlwinkel, was auf das stärkste 
hydrophobe Verhalten hinweist. #002. #006 #007, #069 und #086 besitzen jeweils runde, 
#012 quadratische Oberflächenmerkmale. #086 und #069 besitzen darüber hinaus raue 
Oberflächen an den Seitenwänden der Erhebungen, welche zusätzlich zur 
Hydrophobizität beitragen.  
Allerdings unterscheiden sich die Kontaktwinkel auf dem jeweiligen Sample bei den 
verschiedenen getesteten Substanzen. Dies kann mehrere verschiedene Ursachen 
haben. Zum einen besteht die Möglichkeit, dass die unterschiedliche Konsistenz der 
Medien eine Rolle spielt. Escherichia coli wurde in LB – Medium bebrütet, Enterococcus 
faecalis in TSB – Medium. Beide Medien enthalten Nährstoffe und Salze für die 
Bakterien, sodass sie eine höhere Viskosität als Wasser aufweisen [79] [88]. Um diese 
Vermutung zu überprüfen, wurden zusätzlich die Kontaktwinkel der beiden Medien 
überprüft, die annähernd mit den Kontaktwinkeln von destilliertem Wasser 
übereinstimmen (siehe Diagramme im Anhang). Hieraus konnte geschlussfolgert werden, 
dass die Bakterien und deren Metabolite Ursache für die Änderung des Kontaktwinkels 
sein müssen.    
Die nächste Beobachtung war, dass E. faecalis und E. coli auf dem Sample mit der 
jeweils gleichen mikrostrukturierten Oberfläche zu unterschiedlichen Kontaktwinkeln 
53 
 
führen. Demzufolge muss die Morphologie bzw. das Verhalten des Bakteriums den 
Kontaktwinkels beeinflussen. Zum einen verändern die Ausscheidungsprodukte der 
Bakterien den pH – Wert der Lösung. Dadurch verändert sich auch die Ladung der 
einzelnen Moleküle, was wiederum Auswirkungen auf die Oberflächenspannungen hat 
und damit zu einer Änderung des Kontaktwinkels führt [89]. Zum anderen unterscheiden 
sich die beiden untersuchten Bakterienarten in Ihrem Aussehen: E. coli ist 
stäbchenförmig und weist ein gramnegatives Färbeverhalten auf, wohingegen E. faecalis 
zu den Kokken gehört und ein grampositives Färbeverhalten aufweist [34] [39]. Es ist 
wahrscheinlich, dass diese unterschiedlichen Eigenschaften eine Rolle bei der Adhäsion 
der Bakterien spielen. Zum anderen produzieren verschiedene Bakterienarten 
unterschiedlich zusammengesetzte extrazelluläre polymere Substanzen (EPS) [90]. 
Diese bestehen unter anderem aus Kationen, welche dafür sorgen, dass die Bakterien 
von einer Hydrathülle umgeben sind [91].  Die Ladung, Größe und der Durchmesser der 
Hydrathülle der Kationen der EPS bestimmt deren „Bindevermögen“. Wenn die Größe 
der Ionen der EPS zunimmt, nimmt die Dicke der Hydrathülle ab. Große Ionen mit hoher 
Ladung und damit dünner Hydrathülle können leichter die negativ geladenen Oberflächen 
der Mikroorganismen mit den negativ geladenen Enden der EPS verbinden als kleine 
Ionen mit niedriger Ladung und dicker Hydrathülle.[91] Dieser Unterschied in der Größe 
der Hydrathülle hat wiederum Auswirkungen auf die Spannungsverhältnisse an der 
Tropfenoberfläche. Obwohl zu erwarten wäre, dass mehr elektronegative Zellen eine 
größere Hydrophilie aufweisen würden, wurde berichtet, dass das Vorhandensein einer 
erhöhten Menge an EPS dazu führt, dass die Zellen hydrophobe Eigenschaften 
aufweisen, hauptsächlich aufgrund der dynamischen Bewegung der Proteine der 
äußeren Oberfläche, welche die Polarität oder Ladung der Zelle verändern können [92] 
und damit Auswirkungen auf die Höhe des Kontaktwinkel haben.  
Als zweiter Parameter zur Bestimmung der Hydrophobizität wurde der Abperlwinkel auf 
den mikrostrukturierten Oberflächen gemessen. Je kleiner der Abperlwinkel auf einer 
Oberfläche ist, desto hydrophober ist diese [2] [93]. Auch hier zeigte sich sowohl ein 
Unterschied zwischen den einzelnen Oberflächen als auch bei den getesteten Medien. 
Um auszuschließen, dass die Viskosität des Mediums eine entscheidende Rolle spielt, 
wurden die beiden Medien einzeln getestet, wobei die Abperlwinkel nahezu identisch mit 
denen von destilliertem Wasser waren (siehe Abbildungen im Anhang). Demnach 
scheinen auch hier die Bakterien selbst einen signifikanten Einfluss auf den Abperlwinkel 
zu haben. Allerdings konnte auf allen Samples und bei jedem Medium beobachtet 
werden, dass die Abperlwinkel kleiner werden, je größer der Tropfen mit der zu 
betrachtenden Suspension ist. Die kleineren Abperlwinkel bei größerer Tropfengröße 
lassen sich durch das höhere Gewicht der einzelnen Tropfen erklären [94]: Bei kleinen 
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Tropfen-Volumina sind die polaren Kräfte, die am Material der Strukturen festhaften 
größer als das Gewicht der Tropfen, wodurch die Abperlwinkel höher sind. Ab ca. 100µl 
übersteigt allerdings das Tropfengewicht die polaren Kräfte, weshalb der Tropfen früher 
abperlt [95] [94]. Bei der Messung der Abperlwinkel zeigten sich die Samples mit den 
Nummern #002, #006, #008, #012, #069 du #086 als diejenigen mit den hydrophobsten 
Oberflächen, was größtenteils mit den Versuchen zur Messung der Kontaktwinkel 
übereinstimmt.  
Im Anschluss erfolgte die Messung der Biofilmbildung auf den einzelnen Oberflächen. Es 
wurde erwartet, dass die Hydrophobizität der Oberflächen eine geringere Adhäsion der 
Bakterien bewirkt und dadurch zu weniger Biofilmbildung führt. Die Bebrütungszeit auf 
den Samples betrug 18h im Shaker bei 60rpm und 37°C. Im Anschluss wurden die 
Bakterien mit einer Kristallviolettlösung angefärbt und die optische Dichte pro 
Samplefläche gemessen. Diese diente als Vergleichsgröße zur Beurteilung der Stärke 
der Biofilmbildung.  
Auf allen Samples zeigte sich jeweils deutlich mehr Biofilmbildung als auf der Kontrolle 
ohne Oberflächenstruktur. Die einzige Ausnahme hierbei bildete #004, auf dem es 
sowohl bei E. coli als auch bei Symbioflor die Biofilmbildung ähnlich zu der des 
Kontrollsamples war.  
Wahrscheinlich gelangen die Bakterien aufgrund ihrer geringeren Größe in die Strukturen 
und können sich dann dort besser festsetzen. Darüber hinaus kommt es zu einem 
Übergang vom Cassie – Baxter-/ in den Wenzel – Zustand, wenn eine PDMS-Oberfläche 
mit mikroskopischer Struktur in eine Lösung überführt wird [96], [97], [98]. Im Cassie-
Baxter-Zustand steht nur der Bereich auf den Erhöhungen für die Bakterienanhaftung zur 
Verfügung, da die zwischen den hervorstehenden Merkmalen eingeschlossene Luftblase 
verhindert, dass Bakterien diesen Ort erreichen. Dieser Effekt verliert jedoch mit der Zeit 
an Wirkung, insbesondere durch die von E. coli ausgebildeten Flagellen. Diese 
ermöglichen dem Bakterium eine gesteigerte Motilität, wodurch die Oberfläche vom 
Cassie-Baxter-/in den Wenzel-Zustand übergeht. Nach Erreichen des Wenzel-Zustandes 
werden die vertikalen Seiten der Oberflächenmuster für die bakterielle Adhäsion 
zugänglich. Durch die Anheftung an den Seiten der hervorstehenden Oberflächenstruktur 
wäre es auch denkbar, dass die Bakterien besser vor lokalen Strömungen geschützt 
sind, was wiederum eine Erklärung für die vermehrte Biofilmbildung wäre. [96] Frielander 
et al. testeten ebenfalls PDMS – Oberflächen mit hexagonalen Oberflächenstrukturen mit 
3µm Durchmesser und einer Höhe von 2,7μm im Abstand von 440nm[96]. Dabei stellten 
sie fest, dass zu Beginn die Bakterien durch den Cassie-Baxter-Zustand die 



























































da nach diesem Zeitraum die Oberfläche in den Wenzel – Zustand übergeht und die 
Bakterien somit die Möglichkeit bekommen, auch in die Zwischenräume der Strukturen 
zu gelangen.[96]. Dies gilt insbesondere für E. coli, da es, im Gegensatz zu 
Enterokokken, über Oberflächenstrukturen verfügt, die es motil machen [99] [100].   
Um genauere Betrachtungen der Biofilmbildung zu vereinfachen, wurde die OD/Fläche 
der Kontrolle #000 auf 0,2/cm2 normiert und die Biofilmbildungen der Samples 
rechnerisch angepasst (siehe Abbildung 56 und Abbildung 57).  
Betrachtet man Abbildung 56 und Abbildung 57, so ist das einzige Sample mit annähernd 
gleich hoher Biofilmbildung wie auf der Kontrolle bei beiden Bakterienarten #004. Diese 
Oberflächenstruktur zeigte bei der Messung von Kontakt-/und Abperlwinkel zwar 
hydrophobe Eigenschaften, diese waren allerdings nicht so stark wie bei anderen 
Samples. Demzufolge scheint die Hydrophobizität zur Minimierung der bakteriellen 
Adhäsion und Biofilmbildung nur eine untergeordnete Rolle zu spielen.  
Fehler! Verweisquelle konnte nicht gefunden werden. zeigt die Biofilmbildung von E. c













Abbildung 56: Biofilmbildung von E. coli, Vergleich der Samples untereinander bei auf eine OD von 
0,2/cm2 normierten Werten, Vergleich des Aussehens der Oberflächenstruktur 
 
Auffällig hierbei sind die niedrigen Werte für #000 (Kontrolle ganz ohne 
Oberflächenstruktur), für #004 und für #401. Im Gegensatz zu den anderen Oberflächen 
besitzen diese beiden Samples jeweils quadratische Strukturen mit einer Höhe von 
25µm. Bei Sample #004 von jeweils 10x10µm in einem dreieckigen Gitter mit Abstand 
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von 20µm. Gu et. al. zeigten, dass quadratische topographische Strukturen mit einer 
Seitenlänge von 20µm, 50µm und 100µm und einem Abstand zwischen den Mustern von 
größer oder gleich 10µm die Biofilmbildung bei E. coli im Vergleich zur glatten Kontrolle 
fördern [101]. Dabei bewirkten 10µm hohe hexagonale Muster mit einer Seitenlänge von 
15µm und einem Abstand von 2µm zwischen den Mustern eine Reduktion der 
Biofilmbildung von 85% bzw. 46% im Vergleich zur glatten Kontrolloberfläche, da 
hierdurch insbesondere die Biofilmbildung auf den Seiten der Muster reduziert werden 
konnte [101]. Ähnlich dieser Beschreibung von Gu et. al. ist Sample #006 aufgebaut, 
welches eine Strukturhöhe von 6µm sowie zirkuläre Strukturen mit 3µm Durchmesser im 
Abstand von 6µm besitzt. Hier zeigte sich bei E. coli zwar im Vergleich zu anderen 
Samples weniger Biofilmbildung, jedoch keine besseren Ergebnisse im Vergleich zum 
Kontrollsample #000 mit einer glatten PDMS - Oberfläche. 
Die höchste Biofilmbildung von E. coli zeigte sich auf Sample #069 und #086 (siehe 
Abbildung 56). Diese beiden zeigten bei allen getesteten Medien sowohl bei der 
Messung des Kontaktwinkels als auch bei der Messung des Abperlwinkels die besten 
Ergebnisse bezüglich der Hydrophobizität. Demnach wurde vermutet, dass hier auch 
eine geringere Biofilmbildung zu beobachten ist, was sich allerdings nicht bestätigt hat. 
Der größte Unterschied von #069 und #086 zu den anderen mikrostrukturierten 
Oberflächen ist der, dass diese beiden Samples zusätzlich an den Seiten der Merkmale 
„Einkerbungen“, also eine Strukturierung, besitzen. Vergleicht man nun die Biofilmbildung 
von E coli und E. faecalis auf diesen beiden Samples miteinander, ist auffällig, dass E. 
coli deutlich mehr Biofilm bildet, wohingegen bei E. faecalis vergleichbar wenig Biofilm 
auf #069 und #086 entsteht. Eine Ursache hierfür könnte die Flagellenbildung von E. coli 
[99] [100] sein. Durch die flagellare Motilität kann sich das Bakterium auch an den 
mikrostrukturierten Seitenflächen der Merkmale festzusetzen, wodurch dem Bakterium 
auf dem Sample eine insgesamt größere Kontaktfläche geboten wird. Dies würde die 
vermehrte Biofilmbildung von E. coli auf #069 und #086 erklären. Auch Gu et. al. testeten 
E. coli und insbesondere dessen Konjugationsmechanismen [101], welche sich vom 
Verhalten der Enterokokken unterscheiden[40]. Wichtig für die Konjugation in Biofilmen 
ist vor allem die Motilität der Zellen [102], welche bei E. coli aufgrund der Flagellen 
besteht [99] [100]. Die Abschaffung der flagellaren Motilität kann die bakterielle 
Konjugation an den Seiten topographischer Oberflächenstrukturen signifikant reduzieren, 
was darauf hindeutet, dass diese wichtig für die anfängliche Anhaftung von 
Empfängerzellen an modifizierte PDMS-Oberflächen ist. [102]  Gu et. al. zeigten 
außerdem, dass die Strukturen auf der PDMS Oberfläche mindestens 10µm oder höher 

























































Im Vergleich dazu zeigt Abbildung 57 die Biofilmbildung von E. faecalis auf allen 













Auch hier zeigt #004 im Vergleich jeweils die geringste Biofilmbildung, gefolgt von der 
Kontrolle #000 ohne Oberflächenstruktur. Im Gegensatz zu E. coli war bei E. faecalis auf 
Sample #401 mehr Biofilmbildung, dementsprechend scheint bei E. faecalis die 
quadratische Struktur zur Reduktion von Biofilmbildung keinen wesentlichen Vorteil zu 
bringen. Im Gegensatz zu E. coli wurde auch auf #069 und #086 weniger Biofilmbildung 
beobachtet. Wie bereits erwähnt, ist dies mit sehr hoher Wahrscheinlichkeit auf die 
Flagellenbildung und die dadurch gesteigerte Motilität von E. coli zurückzuführen, welche 
dem Bakterium (im Gegensatz zu E. faecalis) die zusätzliche Adhäsion an den 
Seitenflächen dieser Samples ermöglicht [99] [100].  
Darüber hinaus sind mögliche Fehlerquellen im Rahmen der Versuche zu evaluieren. Die 
Samples wurden zwar genau nach dem Reinigungsprotokoll der Firma Hoowaki 
gesäubert und im Anschluss unter dem Mikroskop überprüft, dennoch können Staub-
/oder Bakterienpartikeln im Nanobereich eine Verunreinigung des Samples verursachen, 
die unter dem konventionellen Lichtmikroskop nicht erkennbar war. Darüber hinaus war 
bei der Biofilmbildung die Bakterienwachstumsrate sehr unterschiedlich. Dies könnte an 
Unterschieden in der Luftfeuchtigkeit der Laborräume oder des Shakers gelegen haben. 
Abbildung 57: Biofilmbildung von E. faecalis, Vergleich der Samples untereinander bei auf eine OD von 
0,2/cm2 normierten Werten, Vergleich des Aussehens der Oberflächenstruktur 
58 
 
Möglicherweise war der Shaker auch mit Bakterienresten von vorherigen Versuchen 
verunreinigt, was zu einer veränderten Stärke der Biofilmbildung geführt haben könnte. 
Um weiteren Aufschluss über das Verhalten der Bakterien auf den mikrostrukturierten 
PDMS – Flächen und im weiteren Verlauf über den möglichen Einsatz in vivo zu erhalten, 
müssten die Oberflächen in ein fließendes System eingebracht werden. Da im Körper 
kaum stehende Flüssigkeiten, sondern durch den Blutstrom ein zirkulierendes System 
vorherrscht, wäre es interessant zu sehen, wie sich die bakterielle Adhäsion und 
Biofilmbildung in einem solchen System verhält. Hierfür könnten die Samples 
beispielsweise mit einer Pumpe von einer Bakteriensuspension mit einer konstanten 
Konzentration umspült werden. Nach 18h Inkubationsdauer könnte man die Versuche mit 
den oben gezeigten Werten vergleichen, um zu sehen, ob der Fluss bzw. die 







5. Zusammenfassung   
Nosokomiale Infektionen stellen ein gravierendes Problem in der modernen Medizin dar. 
Durch die bakterielle Besiedelung nicht-körpereigener Materialien in vivo steigen 
Mortalität sowie Morbidität, was zu gravierenden Mehrkosten im Gesundheitssystem 
führt. Es existieren bereits zahlreiche Versuche, die implantierbaren Materialien in 
irgendeiner Form antimikrobiell zu gestalten, jedoch aktuell wenig erfolgreich. Aus 
diesem Grund wurde im Rahmen dieser Arbeit versucht, die zu implantierenden 
Materialien mit einer hydrophoben mikrostrukturierten Oberfläche zu versehen, welche 
die bakterielle Anhaftung verhindert. 
Aufgrund der guten Biokompatibilität wurde Polydimethylsiloxan (PDMS), ein Silikon, 
verwendet und mit verschiedenen Oberflächenstrukturen versehen. Zunächst wurden die 
verschiedenen Samples bezüglich ihres Hydrophobie – Verhaltens kategorisiert. Hierzu 
wurden  Kontakt-/und Abperlwinkel gemessen und untereinander verglichen. Bei diesen 
Messungen zeigten alle Samples ein hydrophobes Verhalten. Allerdings zeigten die 
Messungen für die Bakteriensuspensionen bei den jeweiligen Bakterienarten 
unterschiedliches Verhalten, sodass scheinbar die Morphologie des jeweiligen 
Bakteriums eine entscheidende Rolle spielt.  
Im Anschluss wurden Nährlösungen, welche mit Bakterien versetzt waren (Escherichia 
coli und Enterococcus faecalis) auf die Samples gegeben und bei 37° unter ständiger 
Bewegung inkubiert. Nach 18h Inkubationszeit wurden die Samples untersucht, die 
Biofilmbildung gemessen und die verschiedenen Oberflächenstrukturen verglichen. Auch 
hier zeigten die beiden Bakterienarten unterschiedliches Verhalten, wobei die geringste 
Biofilmbildung auf einer 10x10µm quadratischen Struktur gemessen wurde. Vergleicht 
man die Messungen zur Hydrophobizität der Samples mit der Biofilmbildung konnte 
gezeigt werden, dass die Hydrophobizität keine entscheidende Rolle zur Minimierung der 
Biofilmbildung spielt, dass aber das Aussehen der Oberflächenstrukturen durchaus einen 
Einfluss haben könnte.   
Aus diesen Versuchen geht hervor, dass es durchaus möglich ist, eine Oberfläche so zu 
modifizieren, dass die bakterielle Adhäsion zwar nicht verhindert, aber minimiert werden 
kann. Allerdings ist die Art der Struktur vom jeweiligen Bakterium und dessen 
Morphologie und Verhalten abhängig. Hier wäre es denkbar, spezielle Oberflächen je 
nach Fragestellung zu designen. In der Urologie beispielsweise wären Urinkatheter mit 
einer Oberflächenstruktur vorstellbar, die v.a. Escherichia coli an der Adhäsion hindert. 




Auf diese Weise könnten nosokomiale Infektionen in Krankenhäusern deutlich minimiert 
werden und damit nicht nur Behandlungskosten gesenkt, sondern vor allem auch die 
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